











Abstract: Naturally occurring microorganisms  in  soil matrices play  a  significant  role  in  overall 





fish  biodiesel  contaminated  samples,  which  also  showed  the  highest  total  hydrocarbon 
mineralization (>48%) during the first 28 days of the experiment. Heating diesel and conventional 










Biodegradation of a hydrocarbon contamination by  indigenous microorganisms  is one of  the 




main  carbon  source; after acclimation  to  the  changed  conditions  the natural degradation process 
begins [1]. The biodegradation process can be particularly slow if the surrounding conditions such 
as  temperature,  soil  moisture  content,  or  the  type  of  soil  are  not  favorable  [2–4].  During 
biodegradation of hydrocarbons, aerobic microorganisms can metabolize organic compounds from 










In hydrocarbon degradation experiments,  the  short‐chained alkenes  can be highly  toxic  to many 
microorganisms; however,  they might  also  evaporate  fast  into  the  atmosphere  [6]  resulting  in  a 
change of contaminant concentrations and overall toxicity to the microorganisms in the soil. 
Mycoremediation  of  hydrocarbons,  especially  soil  polluted  with  petroleum‐based 
hydrocarbons, has been the focus of innovative soil and air remediation strategies in recent years; 
however, the role of different fungal species in the degradation process is still not fully understood 
[9]. Fungal soil remediation  is still  less studied  than bacterial hydrocarbon degradation processes 




such  as  low pH or moisture  [12]. Many  fungal  species  are  identified  as  able  to degrade volatile 
hydrocarbon compounds, such as the ascomycetes genus Fusarium [13]. Previous studies noted the 
importance  of  fungal  and bacterial  remediation  [14]. Therefore  it  is  important  to  investigate  the 
relative differences between mycoremediation of different fuel types as done in the present study. 
This  can provide valuable  information on overall  contaminant  removal processes and governing 
factors. 
In this research five fuel types were used: (1) Conventional diesel, (2) heating diesel (HTG), (3) 










used  as  a heating  fuel. Another potential use would be  as  a blend with diesel  fuel  for vehicles. 




these  different  hydrocarbons  including  volatile  hydrocarbon  compounds.  The  present  research 
investigated the growth of fungal communities on volatile compounds under minimized or soil‐free 
environmental  conditions. At  the  end of  the  study, most  fungi  that were  capable of growing on 
different  fuel contaminated  soils were  identified by using microscopy and DNA  sequencing. We 
hypothesized that fungal degradation is highly dependent on the type of hydrocarbon fuels, and that 




















mg N/kg dry  soil. The  amount of nutrient  to be  added was determined  in  a previous  study by 











with PeakNet  software was used  for extractable  ionic nitrogen  species analysis at  the end of  the 







but  without  soil.  Two  thousand  mg  of  a  specific  fuel  was  placed  at  the  bottom  of  the  jar. 

























This  stoichiometric  equation  applies  only  to  mineralization  of  the  fuel.  The  predominant 















mass  spectrometry  (GC‐MS)  analysis was  performed  (Agilent  Technologies  6890N Network GC 
System coupled to a 5873 mass selective detector with column parameters: 30 m by 250 μm by 0.25 
μm)  and  compared  to  respiration  data.  For  this  purpose,  the  diesel  range  organics  (DRO) 
determination was conducted using a modified method that was developed based on the AK 102 and 
EPA  8270  (semi volatile organics by GC‐MS) methods  as described by Horel  and Schiewer  [21]. 
Briefly, the GC–MS DRO method used a splitless injection with helium carrier gas (pressure: 6.895 
kPa; flow: 0.5 mL min−1; average velocity: 26 cm s−1). The oven temperature started from 40 °C and 














ribosomal DNA  (rDNA)  repeat was amplified using polymerase chain  reaction  (PCR)  in  reaction 
mixtures  containing  1.75  μL  Ultrapure  Water  (Invitrogen),  1  μL  10×  Herculase  PCR  buffer 
(Stratagene), 0.05 μL 100 mM dNTP mixture, 25 mM of each dNTP  (Applied Biosystems), 0.2 μL 






with  ethidium  bromide  for  visualization  of  the  bands.  PCR  products  were  purified  using  the 
QIAquick PCR Purification Kit  (QIAGEN,  Inc., Valencia, CA, USA). The purified  amplification 
products  were  sequenced,  with  the  same  primers  as  in  the  PCR  reactions,  using  the  Applied 
Biosystems (ABI) BigDye v. 3.1 terminator kit and an ABI 3100 capillary DNA sequencer (Applied 
Biosystems, Foster City, CA, USA). 







































At  the  end  of  the  experiment  for  most  samples  69–75%  of  carbon  originally  present  was 










that up  to 20% of mass‐based changes can be due  to volatilization  in  the case of diesel  fuels and 
Syntroleum, while volatilization of B100 is assumed to be insignificant based on earlier studies [19]. 




















due  to biofuels’ high  fatty acid methyl ester  (FAME) content  [35]. Especially during  the  first  few 
weeks  of  a  hydrocarbon  bioremediation  process,  the  type  of  biofuel  source,  such  as  animal  or 

































to observations of other  researchers who noted  that bacterial  flora assimilates 5–10% of substrate 
carbon into new cells, while fungal flora assimilates 30–40% into new mycelium [40]. 
A C:N ratio above 9:1 is recommended for biodegradation of hydrocarbon fuels [41,42], below 
this amount  the degradation by  the  indigenous microorganisms might be  inhibited. While  in  the 





































Figure  3.  Daily  fungal  CO2  production  based  on  volatile  compounds  for  different  fuel  types. 
Conditions: 20 °C; ambient air humidity, 2000 mg of fuel placed without physical contact with soil or 
the  investigated  fungi. Symbol A  represents experimental setups with ~1 g of soil, and symbol B 
without any soil. (a) Control, conventional diesel and Syntroleum; (b) control, fish biodiesel (B100) 
and fish biodiesel blend (B20). Values represent means ± standard error. 





















more  easily  and  such  processes  are  better  understood. However,  hydrocarbon  spills  in  natural 
environments  involve  diverse  microbial  communities  degrading  combinations  of  hydrocarbon 
compounds. Several studies demonstrated fungal isolates that grow on aromatic hydrocarbons [45], 
including BTEX [46], fungi using styrene from air [47], pyrene [48] or toluene [45,49] used as the sole 









It was  noted  in  prior  research  that  fungal  growth  occurred  on  the  soil  surface  using  soil 
microcosms to study the biodegradability of fish biodiesel and Syntroleum [21]. For fish biodiesel 
samples, visual fungal growth could be observed by the fifth day of the present experiment with 1 
kg of sand and  for Syntroleum by  the sixth day. The  fastest  fungal growth was observed  in  fish 






observed  for  Syntroleum  contaminated  samples,  some  of which were  used  in  the microscopic 
analyses, where Trichoderma was the main identified species for Syntroleum (Figures S1 and S2). The 





Penicillium  sp.  Giberella  sp.,  Mortierella  sp.,  and  Fusarium  species.  Trichoderma  harzinaum  and 




Figure  5.  Phylogenetic  tree  of  Syntroleum‐  and  biodiesel‐associated  fungal  species.  The  isolated 




When  diesel  or  heating  diesel  was  utilized  as  the  contaminating  fuel  type,  mainly  bacterial 
degradation was observed. Fungal communities did not appear in any of the experimental setups 
using diesel  fuels. While  in  the present study  the bacterial  remediation might have outcompeted 
mycoremediation, it has been observed in other studies that Aspergillus and Penicillium species have 








be  identified as one of  the  fungi present  in  the soils,  this does not necessary  indicate  its absence. 





In  this  study,  the  biodegradation process was  the  fastest during  the  first  few weeks  of  the 
remediation process.  Fungal  growths  on  contaminated  soil were  visible within  one week  of  the 
experiments and produced a substantial amount of CO2, which continued to increase for a relatively 
longer period of time, especially for B100 contamination. Fungi present were identified as Trichoderma 




that,  especially  for B100  fuel,  a  combination  of mycoremediation  and  bacterial  remediation was 
advantageous  over  bacterial  remediation  alone,  because  the  synergistic  action  prolonged  the 
exponential  growth  phase,  resulting  in  comprehensive  mineralization  of  hydrocarbon  fuel 


































7. Huesemann,  M.H.  Incomplete  hydrocarbon  biodegradation  in  contaminated  soils:  Limitations  in 
bioavailability or inherent recalcitrance? Biorem. J. 1997, 1, 27–39. 
8. Gruiz, K.; Kriston, E. In situ bioremediation of hydrocarbon in soil. J. Soil Contam. 1995, 4, 163–173. 
9. Maddela,  N.R.;  Burgos,  R.;  Kadiyala,  V.;  Carrion,  A.R.;  Bangeppagari,  M.  Removal  of  petroleum 




11. Dickson,  U.J.;  Coffey,  M.;  Mortimer,  R.J.G.;  Di  Bonito,  M.;  Ray,  N.  Mycoremediation  of  petroleum 
contaminated soils: Progress, prospects and perspectives. Environ. Sci.  Process. Impacts 2019, 21, 1446–1458. 
12. Prenafeta‐Boldú, F.X.; de Hoog, G.S.; Summerbell, R.C. Fungal Communities in Hydrocarbon Degradation. 
In  Microbial  Communities  Utilizing  Hydrocarbons  and  Lipids:  Members,  Metagenomics  and  Ecophysiology; 
McGenity, T.J., Ed. Springer International Publishing: Cham, Switzerland, 2018; pp. 1–36. 
13. Wu,  Y.‐R.;  Luo,  Z.‐H.;  Kwok‐Kei  Chow,  R.;  Vrijmoed,  L.L.P.  Purification  and  characterization  of  an 







16. Steigers,  J.A.; Seshadri, G.; Crimp, P.M. Demonstrating  the use of Alaska  fish oil as a  feedstock  for  the 









19. Niemeyer, T.K. Soil Heating and Nutrient Supply  for  the  Improvement of Bioremediation Performance  in Cold 
Climates; University of Alaska Fairbanks: Fairbanks, AK, USA, 2003. 
20. Anderson,  J.  Soil  respiration.  In Methods  of  Soil Analysis;  Page, A.L., Miller, R.H., Keeney, D.R.,  Eds.; 
American Society of Agronomy: Madison, WI, USA, 1982; pp. 143–156. 
21. Horel, A.; Schiewer, S.  Impact of VOC  removal by activated  carbon on biodegradation  rates of diesel, 
Syntroleum and biodiesel in contaminated sand. Sci. Total Environ. 2016, 573, 106–114. 























32. Selker,  J.S.; Keller, C.K.; McCord,  J.T. Vadose biogeochemical processes.  In Vadose Zone Processes, Lewis 
Publisher: Washington, DC, USA, 1999; pp. 147–227. 
33. Bergin,  S.  Annual  Report  for  the Ultra‐Clean  Fischer‐Tropsch  Fuels  Production  and Demonstration  Project; 
Integrated  Concepts  and  Research  Corporation,  Sterling  Heights,  MI:  2004.  http://www.fischer‐
tropsch.org/DOE/DOE_reports/41099/41099‐05/41099‐05.pdf (accessed on 11 July 2006). 













































53. Wang, S.; Nomura, N.; Nakajima, T.; Uchiyama, H. Case  study of  the  relationship between  fungi  and 
bacteria associated with high‐molecular‐weight polycyclic aromatic hydrocarbon degradation.  J. Biosci. 
Bioeng. 2012, 113, 624–630. 
54. Varjani, S.J. Microbial degradation of petroleum hydrocarbons. Bioresour. Technol. 2017, 223, 277–286. 
55. April, T.M.; Foght, J.M.; Currah, R.S. Hydrocarbon‐degrading filamentous fungi isolated from flare pit soils 
in northern and western Canada. Can. J. Microbiol. 2000, 46, 38–49. 
56. Gestel, K.V.; Mergaert, J.; Swings, J.; Coosemans, J.; Ryckeboer, J. Bioremediation of diesel‐contaminated 
soil by composting with biowaste. Environ. Pollut. 2003, 125, 361–368. 
57. Husaini, A.; Roslan, H.A.; Hii, K.S.Y.; Ang, C.H. Biodegradation of aliphatic hydrocarbon by indigenous 
fungi isolated from used motor oil contaminated sites. World J. Microbiol. Biotechnol. 2008, 24, 2789–2797. 
58. Mancera‐Lopez, M.; Esparza‐Garcia, F.; Chavez‐Gomez, B.; Rodriguez‐Vazquez, R.; Saucedo‐Castaneda, 
G.; Barrera‐Cortes, J. Bioremediation of an aged hydrocarbon‐contaminated soil by a combined system of 
biostimulation‐bioaugmentation with filamentous fungi. Int. Biodeterior. Biodegrad. 2008, 61, 151–160. 
 
 
© 2020 by the authors. Licensee MDPI, Basel, Switzerland. This article is an open access 
article distributed under the terms and conditions of the Creative Commons Attribution 
(CC BY) license (http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/). 
 
